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Animal Source  Diet  Predominant methanogens (% total sequences)  Ref.
Holstein cow (Bos taurus)*  High fiber diet Methanobrevibacter ruminantium (50%); 
Methanobrevibacter millerae (27%) 
[19]






























Yak (Bos grunniens)* Kobresia pasture Unclassified Mms. luminyensis (52%); M.millerae (7%) [24]




























































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































Muskoxen  Brome hay  2.0‐3.2  [119] 
Moose  Mixed browse  2.1  [132,133] 
Sheep  Pasture 
Lucerne 
Lotus pedunculatus (contains 
condensed tannins) 
6.2 
5.7 
3.9 
[135] 
Cow  Ryegrass silage 
Lotus corniculatus (contains 
condensed tannins) 
10.8 
8.6 
[135] 
Rock ptarmigan  Pelleted feed + powdered 
cellulose 
0.2‐0.4*  [76] 
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Methanomassiliicoccaceae was the dominant archaeal group in wild rock ptarmigans (PAPER 
III). Unfortunately, no CH4 measurements were recorded from wild ptarmigans, thus making 
impossible to relate dominance by Methanomassiliicoccaceae with CH4 emissions. However, 
previous CH4 records from captive rock ptarmigans reported only 0.2‐0.4% of the metabolic 
energy (ME) obtained from food lost as CH4, much lower than in cattle (13.5‐17%), sheep (3.9‐
6.2) or reindeer fed lichens (referred as GE intake lost as CH4: 5.1%) (Table 3) [76,108,119,135]. 
When CH4 losses were related to the total amount of energy derived from fermentation, the 
values from ptarmigans (12% of the GE intake lost as CH4) were still lower than in ruminants 
(19%) [see discussion (76)]. No CH4 records were detected from captive ptarmigans fed pellets 
concentrate at our department (unpublished data), supporting the low CH4 yields from 
ptarmigans obtained in early studies. Our metagenomics study showed a higher concentration 
of methanogens and genes related to methanogenesis in wild ptarmigans compared to the 
captive group (PAPER III), which may indicate a higher CH4 potential, i.e. higher 
methanogenesis, for this group. New analysis showed be focused on recording CH4 emissions 
from wild ptarmigans, or birds fed a natural diet (not pelleted), to find out whether these birds 
also possessed relatively low CH4 output and its relationship with dominance by 
Methanomassiliicoccaceae. 
9.1.2.	Effects	of	PSMs	on	archaeal	profiles		
PSMs and PSMs‐rich diets have been widely reported to negatively influence some 
methanogens and methanogenesis [56,80]. Nonetheless, several factors should also be 
considered when assessing the potential effects derived from the ingestion of PSM‐rich diets 
on the archaeal profiles. For instance, characterization of the rumen methanogens in Chinese 
sika deer (Cervus nippon) consuming an oak‐leave diet (high in PSMs) also showed a lower 
relative abundance of SGMT‐methanogens compared to a corn‐based diet (low in PSMs), but 
in this case RO‐methanogens were completely inhibited [23]. A similar study with the same 
animal fed diets with high or low tannin contents showed the opposite, i.e. no differences 
between groups and with RO‐methanogens constituting a meaningful fraction of the archaeal 
microbiota [136]. These results suggest that inter‐indivual variations may also influence on the 
potential effects resulting from the intake of diets high in PSMs on the archaeal taxonomy. 
Another factor to be considered is the role played by the gut microbiota in the degradation of 
PSMs, as reported in Norwegian reindeer [107]. The degradation of such compounds may 
bypass any potential effect on the archeal taxonomy, as it was discussed for the lack of 
differences observed in the concentration of methanogens between Norwegian reindeer fed 
lichens and pellets concentrates (Table 3‐4, PAPER I). 
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Muskoxen naturally ingest PSM‐rich plants (e.g. willow species) as part of their natural diets, 
especially during summer [116], but the fecal samples from the muskoxen used in our study 
were collected in September when these ruminants mostly graze on graminoids, and therefore 
may not include as much PSMs‐rich foodstuffs (see methods PAPER II). The fact that muskoxen 
also presented a high proportion of RO‐methanogens indicates the limitations of attempting to 
establish a link between the presence of a specific type of methanogens as a direct result of 
PSMs contents. 
Fig. 7. Pie charts displaying the archaeal taxonomy from the Arctic herbivores investigated in this thesis.  
(A) Taxonomy of methanogens found in the rumen and cecum of Norwegian reindeer fed either lichens 
or pellets, in addition to muskoxen fed a graminoids‐based diet. (B) Taxonomy of methanogens in wild 
ptarmigans from Svalbard and northern Norway. No information on the methanogens in captive 
ptarmigans was included due to the lack of amplicon sequencing studies with cecum samples from this 
group. Methanogens were classified according to King et al. [19] to allow a better comparison. 
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9.1.3.	Effects	of	types	of	polysaccharides	on	archaeal	profiles	
The composition of carbohydrates present in the diet may also influence the gut archaeal 
profiles. M. ruminantium (RO‐clade) has been positively related to diets high in fiber in wild 
moose [5], which concurs with the high presence of this clade of methanogens in muskoxen 
grazing on a graminoids‐based diet (high in fiber) (PAPER II). In vascular plants such as grasses 
the cell wall is composed of cellulose, hemicellulose (including xylans and xyloglucans) and 
lignin. Noticeably, some species of lichens commonly eaten by Norwegian reindeer (e.g. 
Cladonia spp.) are high in hemicellulose [105]. It has to be noted that the hemicellulose 
fraction in lichens has not yet been fully characterized and presents some structural 
differences with hemicellulose from graminoids [137]. The “cell wall fraction” in the chemical 
analysis of lichens contains not only hemicellulose but also different lichen carbohydrates such 
as the lichen starch lichenin [137,138]. Despite such structural differences, it seems that the 
ingestion of a fibrous diet may be associated to an increase in RO‐methanogens in both 
Norwegian reindeer fed lichens and muskoxen. Nonetheless, M. ruminantium was also found 
at a high proportion in lambs fed a corn‐based diet (high in starch, low in fiber) [139], and 
cattle fed a corn‐based diet [20], indicating these methanogens are not uniquely present with 
a specfic type of polysaccharides. 
In ptarmigans, a more clear association between diet composition and archaeal profiles was 
observed. Dominance by Methanomassiliicoccaceae was related to the degradation of pectic 
compounds by other microbial groups, like bacteria from the genus Bacteroides, resulting in 
the production of methanol that may be further used by these methanogens (PAPER III). 
Association between diets high in pectin and prevalence of methanol‐fueled methanogens was 
also observed in feces from the orangutan (Pongo albelii), but in this case with 
Methanosphaera stadtamanae as the major methanogens. 
9.1.4.	Effects	of	PSMs	on	bacterial	profiles	and	methanogenesis	
Methanogens (and methanogenesis) directly depend on byproducts resulting from the 
anaerobic fermentation by other microbial symbionts such as bacteria, protozoa and fungi. 
Accordingly, any changes in the community of these microbial groups related to the diet may 
potentially affect the taxonomy of methanogens, and therefore methanogenesis. The bacterial 
taxonomy for all the Arctic herbivores investigated in our studies are displayed in Fig. 8. As 
discussed with archaea, several factors such as PSMs contents or type of polysaccharides may 
affect the bacterial profiles. PSMs may present a heterogeneous effect on bacteria, but in 
general they have been associated to a negative reponse [56]. Some PSMs may directly bind to 
structural polysaccharides (e.g. cellulose, hemicellulose) thus hampering their degradation by 
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specialized bacteria. This aspect was discussed as the major reason for the decrease in the 
relative abundance of the fibrolytic Ruminococcus spp. in Norwegian reindeer fed lichens (Fig. 
1; PAPER I), as some members of this genera have been described to efficiently degrade some 
lichen components such as hemicellulose and lichenin [140]. Noticeably, a direct relationship 
between digestibility of hemicellulose and CH4 production has been reported in lactating cows 
fed forage [73]. Impoverished hemicellulose fermentation by effect of the ingestion of lichens 
(rich in PSMs) may reduce the production of substrates for methanogenesis thus leading to 
lower CH4 yields in Norwegian reindeer fed lichens. In wild ptarmigans, although not related to 
methanogenesis, the ingestion of diets with presumably higher PSMs contents were discussed 
as an important factor leading to the differences between wild and captive ptarmigans (PAPER 
III). It was supported by the presence of genes involved in the degradation of phenolic 
compounds in addition to bacterial groups with reported PSMs‐degrading properties (e.g. 
Synergistetes, Actinobacteria, etc) in wild but not captive ptarmigans. These findings suggest 
that dietary PSMs contents may exert a stronger effect on shaping the bacterial microbiota in 
comparison to methanogens. 
 
Fig. 8. Barr charts displaying the bacterial taxonomy from the Arctic herbivores investigated in this 
thesis.  (A) Taxonomy of bacteria found in the rumen and cecum of Norwegian reindeer fed with lichens 
and pellets, in addition to muskoxen fed a graminoids‐based diet. (B) Taxonomy of bacteria in wild rock 
ptarmigans from northern Noway (NptWd) and Svalbard (SptWd), and captive rock ptarmigans. Bacterial 
taxonomy was presented at phylum level. 
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Anaerobic bacterial PSMs degradation usually entails the production of H2, which requires the 
co‐operation between bacteria and other H2‐consuming microbes like methanogens [54]. 
Accordingly, the ingestion of diets high in PSMs would then lead to an increase of substrates 
like H2 for methanogenesis derived from their degradation. This hypothesis would agree with 
the higher concentration of methanogens and genes related to methanogenesis in wild 
ptarmigans feeding on natural diets containing plants high in PSMs, but disagrees with the 
lower CH4 yields reported to Norwegian reindeer fed lichens (compared to those fed pellet 
concentrates with presumably lower PSMs contents) [108]. The opposite process, i.e. 
anaerobic PSM‐degradation requiring H2 (instead of producing) has also been described for a 
particular bacterium (Eubacterium oxidoreducens) belonging to the class Clostridia [95]. The 
rumen microbiota in Norwegian reindeer has been reported to degrade some lichen PSMs like 
usnic acid [107], and PSM‐tolerant bacteria belonging to the class Clostridia have been isolated 
from the rumen of Norwegian reindeer fed a mixed natural diet high in lichens [109,110]. The 
utilization of H2 for PSMs degradation might then restrict its use by methanogens, which may 
potentially lead to reduced methanogenesis. Whether these PSMs‐tolerant bacteria isolated 
from the rumen of Norwegian reindeer are also able to degrade such compounds, and their 
mechanism of action (i.e. either H2‐producing or H2‐consuming PSMs degradation), remains to 
be elucidated. 
9.1.5.	Effects	of	types	of	polysaccharides	on	bacterial	profiles	and	methanogenesis	
Similar to what was discussed to methanogenes, the type of structural polysaccharides may 
also influence the bacterial taxonomy, fermentation, and subsequently methanogenesis. 
Firmicutes dominated the rumen and cecum microbiota in Norwegian reindeer fed lichens and 
pellets as well as in feces of muskoxen fed a grass‐based diet (high in fiber) (PAPER I, PAPER II). 
Firmicutes is a very diverse phylum encompassing bacteria displaying a broad range of 
physiological traits. Despite the heterogeneity of this phylum, they are commonly associated 
to the ingestion of diets high in fiber. Fiber fermentation has been associated to increased 
methanogenesis by increased H2 and acetate production [59]. The ingestion of lichens (high in 
hemicellulose) and a graminoids‐based diet (high in fiber) by Norwegian reindeer and 
muskoxen, respectively, may account for the dominance of Firmicutes, but it would not explain 
for the relatively low CH4 output reported by these two ruminants [108,119]. In addition, 
Firmicutes (families Lachnospiraceae and Ruminococcaceae) was also dominant in captive 
ptarmigans fed a pelleted food (high in concentrates, low in fiber) (Table 3, PAPER III), and 
these captive birds were estimated to possess a lower CH4 potential compared to wild 
ptarmigans based on their lower concentration of methanogens and relative abundances for 
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genes mediating methanogenesis. Overall, our results suggest a link between dominance by 
Firmicutes and potentially low methanogenesis in Norwegian reindeer, muskoxen and 
ptarmigans (captive), in contrast to previous studies reporting a positive correlation between 
Firmicutes and CH4 emissions [141,142]. 
9.1.6.	Role	of	the	eukaryotic	microbiota	and	methanogenesis 
Due to the lack of reliable primers targeting the protozoal 18S rRNA gene at the time when the 
experiments were conducted, this project only covered the prokaryotic microbiota 
(methanogens and bacteria) in reindeer and muskoxen (PAPER I‐II). In contrast, shotgun 
metagenomics with cecal samples from wild and captive ptarmigans allowed obtaining 
information on the eukaryotic fraction of this microbial consortium (PAPER III). Eukaryotic 
sequences were only identified in wild ptarmigans and they were mostly associated to 
Parabasalia, a class of flagellated protists from which several are recognized parasites to birds 
(e.g. genus Trichomonas), with little or no perceived influence in anaerobic fermentation 
(Table S3, PAPER III). Protozoa play an important role in the degradation of structural 
polysaccharides in the rumen of ruminants [30,31], and some groups (mostly holotrich) 
establish intimate associations with some type of methanogens thus providing them with H2 
and shelter [35,36]. About 37% of the enteric CH4 is produced by protozoa‐associated 
methanogens and the removal of these protozoa (defaunation) or the use of diets containing 
PSMs, which may negatively affect the population of protozoa, are common strategies to 
reduce methanogenesis [56,79]. Future efforts should be focused on describing the taxonomy 
of protozoa (and fungi) using specific primers targeting the eukaryotic 18S rRNA genes, which 
would allow overcoming the limitations of using shotgun metagenomics. It would help find out 
whether there are specific protozoa associated to methanogens and low methanogenesis as 
well as how their taxonomy is influenced by diet composition. 
9.2.	Functional	role	of	the	gut	microbiota		
9.2.1.	Functional	role	of	the	bacterial	microbiota	in	muskoxen	and	ptarmigans	
As indicated, no previous information on the prokaryotic gut microbiome of muskoxen or wild 
ptarmigans (from Svalbard and northern Norway) existed. Our goal was to characterize the 
microbiota dwelling the gut to these arctic herbivores in order to better understand their 
digestive physiology and the ecological role of this microbiota in relation to their natural diets. 
Muskoxen possessed a bacterial fecal microbiota specialized in the degradation of a fiber‐rich 
diet mostly associated to the phyla Firmicutes like family Ruminococcaceae (PAPER II). 
Ruminococcaceae encompasses several phylotypes involved in the degradation of structural 
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polysaccharides (e.g. cellulose), which may enable muskoxen to live off a highly fibrous diet 
like graminoids. However, fecal samples resembles the composition in the cecum, an 
anaerobic chamber where most of the undigested food material from the rumen is stored and 
degraded. It mainly consists of highly‐fibrous material, a fact that may have biased the 
microbiota towards a high presence of fibrolytic bacteria. New analyses focused on 
investigating the rumen microbiota in muskoxen would help verify whether fibrolytic bacteria 
are also dominant, which may be assumed due to their natural diet high in fiber. 
Wild rock ptarmigans from northern Norway and Svalbard presented a diverse bacterial 
microbiota composed of several phyla like Actinobacteria, Firmicutes, Bacteroidetes, 
Synergistetes and Spirochaetes (PAPER III). The presence of PSMs‐degrading bacterial groups 
(e.g. Synergistetes, Coriobacteriaceae), and genes involved in the degradation of some PSMs 
(phenol / catechol) would enable ptarmigans to tolerate the ingestion of PSMs‐rich plants as 
those they commonly feed on [143,144]. Although not reported in rock ptarmigans, some 
herbivores present endogenous mechanisms driving the direct detoxification of plant 
phytochemicals [145]. It would be necessary to investigate the existence of such mechanisms 
in ptarmigans as a complement to bacteria‐driven PSM‐degradation to fully comprehend the 
tolerance to plants high in PSMs observed in these birds. 
The important representation of hydrolytic enzymes involved in the degradation of non‐
cellulosic polysaccharides presented by wild and captive ptarmigans would concurs with early 
studies indicating their capacity to select those parts of plants of high nutritional value (high in 
protein, low in fiber) [121,143,146]. Nonetheless, the major presence of enzymes mediating 
the depolymerization of hemicellulose indicates the consumption of plants with relatively high 
crude fiber contents (e.g. Salix polaris by Svalbard rock ptarmigans), which may account for the 
major available foodstuffs in certain periods like fall/winter [121,144]. These findings suggest a 
high versatility for the cecum microbiota of ptarmigans, which may be advantageous by 
enabling the consumption of foodstuffs with variable fiber contents during periods when high‐
quality food is scarce. 
9.2.2.	Functional	role	of	the	archaeal	microbiota	in	Norwegian	reindeer,	muskox	
and	ptarmigan	
The ecological role played by the archaeal microbiota in these herbivores seems less intuitive 
than for bacteria. As introduced, CH4 emissions from Norwegian reindeer fed lichens and 
muskoxen grazing graminoids were reported to be lower than for cattle (Table 3) [108,119]. 
Housing methanogens related to low CH4 emissions, as suggested in this thesis for RO‐
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methanogens, might be beneficial for both ruminants to reduce their energy lossess. For 
instance, RO‐methanogens increased in Norwegian reindeer fed lichens (Fig. 7), and lichens are 
mostly ingested by these ruminants during winter when strict energy conservation is required. 
Although the lichen‐based diet used in our study does not completely resembles that naturally 
ingested by Norwegian reindeer as they also include vascular plants [102], it may give a first 
approximation on the composition of methanogens during that period and its potential 
ecological implications. 
Muskoxen feces were collected during fall, a period when enough food supply is still available. 
Nonetheless, muskoxen mostly follow a fibrous diet throughout seasons with the exception of 
the short arctic summer. Although the results presented here may not be directly applicable to 
situations when food availability is scarce (e.g. winter), and therefore strict energy 
conservation is required, it suggests that methanogens with putative low CH4 potentials are 
part of the gut microbiota in muskoxen. The potential ecological implications of housing these 
methanogens should, however, be considered with caution as we analyzed fecal samples and 
most of the enteric CH4 in ruminants is produced in the large reticulo‐rumen [134]. New 
analysis with samples collected from the rumen, and at different seasons are needed to verify 
the that these methanogens are commonly present in the gut of muskoxen as well as their 
potential ecological role. 
Methanomassiliicoccaceae and Methanocorpusculum were dominant in wild ptarmigans (Fig. 
7). It could not be possible to relate dominance by these methanogens with low CH4 yields 
from ptarmigans, and, if so, it would indicate the opposite due to the higher CH4 potential 
described for this group. Nonetheless, it has been estimated that around 5% of the daily 
energy requirement for rock ptarmigans comes from cecal fermentation [76], which may 
suggest that any potential loss of metabolic energy as CH4 might be less decissive for 
ptarmigans than in large ruminants such as Norwegian reindeer and muskoxen. 
10.	Conclusions	
This thesis provides and advancement of our understanding of the the physiology of the 
symbiotic gut microflora in three Arctic herbivores, Norwegian reindeer, muskox and rock 
ptarmigan, with special focus on methanogenesis and how this is related to diet composition 
(mainly high PSMs contens). 
Overall, there was a trend between an increase in RO‐methanogens and low CH4 output in 
Norwegian reindeer and muskoxen, but it was not possible to link specific archaeal profiles 
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with low methanogenesis in ptarmigans. Whether increased of these methanogens was 
produced due to a direct effect by PSMs could not be established. This may indicate that other 
factors, e.g. the type and composition of structural polysaccharides, may exert a stronger 
effect on the archaeal profiles as observed in wild ptarmigans where dominance by 
Methanomassiliicoccaecae was mainly linked to the ingestion of pectin‐rich foodstuffs via 
methanol production by pectin‐degrading bacteria. This shows the complexity of attempting to 
relate specific archaeal profiles with diets high in PSMs accounting for low methanogenesis. 
Although not fully understood, a potential link between higher presence of Firmicutes and low 
CH4 yields was observed in the three different animals, in contrast to previous literature 
relating dominance by this bacterial group with higher methanogenesis. 
Finally, muskoxen and wild ptarmigans possessed an specialized microbiota that may play an 
important role in the adaptation to their natural diets. Possessing methanogens that may 
result in low methanogenesis, such as in Norwegian reindeer, might be beneficial in order to 
keep low energy lossess in different periods. 
11.	Future	perspectives	
Despite the new findings presented in this study on the gut microbiome and the microbial 
digestion in three arctic herbivores (reindeer, muskox, and rock ptarmigans), more research is 
necessary to understand several unexplored areas that remain to be elucidated. We suggest 
that future research should focus on: 
‐ Metagenomics and metatranscriptomics of rumen and cecum samples in reindeer fed 
lichens and pellets to search for differences in the active microbiota and expression 
levels of genes involved in methanogenesis to fully understand the microbial ecology 
of the methanogenesis in these arctic herbivores. 
‐ Characterizing the eukaryotic microbiota (protozoa, fungi) using amplicon sequencing 
with primers targeting marker genes (18S rRNA, ITS) to search for potential groups 
associated to low methanogenesis. It would complete the knowledge on the gut 
microbiota in these arctic herbivores. 
‐ Measuring the CH4 emissions using alternative approaches (e.g. SF6 technique for 
muskoxen; gas chromatography with ptarmigans) to obtain an accurate estimation of 
their CH4 potentials. 
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‐ Characterizing the microbiome from muskoxen and ptarmigans at different seasons 
(spring/summer) to search for seasonal variations in their microbial profiles, and how 
is this microbiota shaped by variations in the diet composition. 
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